














































































ing  replication  can  result  in  genetic mutations or  karyotype  aberrations,  both of which  can 
lead to disease or death.  
The duplication of the genome happens in a well‐conserved spatio‐temporal manner, a phe‐









DNA  replication  dynamics  in  mammalian  cells.  To  this  end,  I  took  advantage  of  the  most 
prominent example of facultative heterochromatin, the epigenetically silenced X chromosome 
(Xi) of female mammalian cells, as well as of the mouse chromocenters, formed by clusters of 
constitutive heterochromatin. To  study  their particular  replication dynamics and  the epige‐
netic mechanisms controlling them, I used a set of genetic (conditional) knockouts, chemical 
inhibitory  treatments  and  differentiation  assays.  The  latter  allowed  me  to  control  whole‐
chromosome inactivation and the subsequent establishment of the corresponding replication 











hyperacetylation,  probably  due  to  its  opening  effect  on  chromatin  structure,  renders  some 













während  der  DNA  Replikation  können  genetische  Mutationen  oder  karyoty‐pische 
Aberrationen verursachen, die zu Krankheiten bis hin zum Tod führen können. 
Die  Duplikation  des  Genoms  findet  auf  eine  stark  konservierte  Weise  statt  und  ihre 
Organisation  spielt  eine  wichtige  Rolle  sowohl  bei  der  Entwicklung,  als  auch  bei  der 
Entstehung von Krankheiten. Dieses Phänomen deutet darauf hin,  dass die DNA Replikation 
eng  reguliert  werden  muss.  Ferner  suggeriert  diese  genaue  Koordination,  dass  spezifische 
genomische  Regionen  an  definierten  Zeitpunkten  der  S‐phase  repliziert  werden.  Auf  der 
anderen  Seite  ist  die  Regulation  der  Replikation  ein  flexibler  Prozess,  der  sich 
entwicklungsbedingt verändern kann. Dies deutet darauf hin, dass die Replikation auf einer 
epigenetischen  Ebene  kontrolliert  wird.  Dennoch  hat  die  Komplexität  des  Säugerkerns  die 
Aufklärung  der  Mechanismen  erschwert,  bei  denen  die  Chromatinstruktur  die 
Replikationsdynamik regulieren kann. In der Tat beschränkt sich unser Verständnis über die 





tisch  inaktivierte  X  Chromosom  (Xi)  in weiblichen  Säugerzellen,  sowie  Chromozentren  aus 
Mauszellen, die durch Zusammenlagerung von konstitutivem Heterochromatin entstehen. Um 
die  spezifische  Replikationsdynamik  dieser  Regionen  und  die  jeweiligen  Kontrollmechanis‐
men  zu  erforschen,  habe  ich  konditionelle  Knockout  Zellen,  chemisch  inhibitorische 
Behandlungen und Differenzierungsuntersuchungen angewandt. Die Letzteren ermöglichten, 
die  Inaktivierung  eines  ganzen  Chromosoms  und  die  Etablierung  des  darauffolgenden 
Replikationsmodus  zu  steuern.  Ferner  konnte  ich  hiermit  den  Beitrag  der  verschiedenen 
epigenetischen Markern in diesem Prozess bestimmen. Die epigenetischen Veränderungen in 
den  verschiedenen  Systemen,  sowie  die  entsprechenden  Effekte  auf  das  Replikationspro‐
gramm, habe  ich mit verschiedenen Methoden visualisiert:  in situ durch  Immunofärbungen, 




Mittels  etablierter  und  neuer  Methoden  habe  ich  eine  umfangreiche  Analyse  der  Xi 
Replikationsdynamik  durchgeführt.  Ich  erforschte  die  Effekte  von  Manipulationen  der 
epigenetischen Modifikationen von Heterochromatin und untersuchte potentiellen Crosstalk 
zwischen den verschiedenen Markern, sowie die Auswirkung auf das Replikationstiming der 
betroffenen  Regionen.  Ich  konnte  zeigen,  dass  die  Histonacetylierung,  eine  gemeinsame 
epigenetische  Modifikation  des  Xi  und  der  Chromozentren,  für  die  verzögerte  Replikation 
beider heterochromatischen Regionen verantwortlich ist. Aus diesem Grund schlage ich vor, 
dass Histonacetylierung, vermutlich durch Erhöhung der Chromatinakzessibilität, bestimmte 
Regionen  im Genom dafür  anfällig macht,  von  Initiationsfaktoren  früher  und  /  oder  besser 
gebunden zu werden. Die begünstigte Bindung durch  z.B. Replikationsaktivierungsfaktoren, 
könnte  demzufolge  zu  einer  früheren  und  dabei  effizienteren  Aktivierung  von 
Replikationsursprüngen  führen.  Weiter  diskutiere  ich  die  kausale  Beziehung  zwischen 
transkriptioneller Inaktivität und synchroner Replikationsdynamik, eine Gemeinsamkeit vom 









mosomes possess  a  large number of  origins of  replication.  In human cells,  for  instance,  the 








firing becomes an  issue. The  cell  needs not only  to  ensure  the  error‐free duplication of  the 
DNA strand in a timely fashion, but it needs as well to avoid the re‐replication of any region, 
that might  result  from uncoordinated origin  firing. To make matters yet more complex,  the 
process of replication cannot be taken out of the nuclear context and thus needs to be coordi‐
nated with other chromatin‐based processes, particularly  that of  transcription and  the con‐
comitant chromatin remodeling (Schwaiger and Schubeler, 2006). Hence, control and organi‐
zation of origin firing are of critical importance. 
 At  a  global  scale,  the  eukaryotic  genome  replicates  in  an  organized,  non‐random manner, 
meaning that defined genomic regions replicate at distinct S‐phase stages, as first described 
over 50 years ago (Taylor, 1960).  In other words:    first, not all origins fire at the same time 
and  second,  synchronously  firing  origins  are  not  homogenously  distributed  throughout  the 












cannot be explained at  a  genetic  level  alone. Plausible  candidates  to  control  replication  are 
epigenetic  factors  that  influence  the  chromatin  state  of  different  genomic  regions.  Already 
shown  to  influence processes such as  transcription, epigenetic modifications  including DNA 
methylation,  histone  modifications,  non‐coding  RNAs,  among  others,  intrinsically  define 
chromatin  structure and potentially play a  role  in  any  chromatin‐based event.  Indeed,  over 
the  last  decades,  correlations  between  certain  epigenetic  modifications  and  the  particular 






netic  modifications  therein  is  a  matter  of  fervent  research.  This  quest  has,  however,  been 
complicated by the fact that epigenetic mechanisms seldom exert their influence on chroma‐
tin  independently  from  each  other,  but  are  characterized  by  a  strong  crosstalk.  This  fact 
represents a particularly high hurdle  in  the case of higher eukaryotes with a more complex 




in vitro biochemical methods with single cell  in vivo  studies. While  the  former are powerful 
tools and have extensively elucidated the  involved molecular players and  their  interactions, 
they intrinsically average out the cell‐to‐cell variability in a population and lack any informa‐
tion on nuclear context, the latter permit a detailed view into cellular processes in high time 
resolution without  losing the biological variability  inherent  to  them. To date, however,  live‐
cell imaging methods are to a great extent limited, partly at the acquisition step, partly at the 
data analysis step, to rather low to medium throughput. Therefore, the development of tools 






replication were  carried  out  in  vitro,  using  bacteriophage  T4  and,  later,  SV40  as models  of 
prokaryotic  and  eukaryotic  replication,  respectively  (Li  and Kelly,  1984; Nossal,  1992). We 
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owe  to  these  pioneer  studies  the  basis  of  our  understanding  on  the  essential  factors,  their 
interactions and the enzymatic processes involved in DNA replication. A further milestone in 
the DNA replication  field was  the  transition  to an  in vivo  eukaryotic  system with  the estab‐
lishment of yeast genetics as a tool to study DNA replication (Bell and Dutta, 2002; Dutta and 
Bell, 1997). Studies in yeast have, without any doubt, been an extremely powerful tool in dis‐
secting  the  different  biochemical  components  of  the  replication  process  in  the  vast  sense, 
which  includes  setting up  the  replication program,  the origin  firing process  as well  as DNA 
synthesis  itself.  However,  it  is  important  to  mention  that,  when  it  comes  to  the  spatio‐
temporal regulation of the replication of the genome, intrinsic differences between S. cerevi­
siae and metazoans make it dangerous to generalize conclusions arising from studies carried 





Before  the actual DNA synthesis process can start during S‐phase,  the cell has  to determine 
where the next round of replication will, or more precisely, can potentially start. The process 
of origin determination starts even before G1, during the end of mitosis and thus, in metazoan 




2001).  Whether  the  ORC  subunits  form  a  complex  before  their  binding  to  chromatin  or 
whether  they actually change  their association  to chromatin  throughout  the cell cycle or,  in 
turn, are constitutively bound to chromatin  is matter of debate. Most  likely  there are varia‐
tions in the diverse organisms concerning the binding behavior of the different ORC subunits 
(DePamphilis,  2005;  Ohta  et  al.,  2003; Wu  and  Nurse,  2009).  Conserved  throughout  euka‐
ryotes is the fact that during the transition from mitosis to G1 the ORC recruits, independently 
from each other, the initiation factors Cdc6 and Cdt1 (Figure 1). Cdc6, an AAA+ ATPase, might 
thereby modulate ORC binding  to chromatin (Harvey and Newport,  2003) and  inhibits ORC 
binding to non‐specific DNA (Mizushima et al., 2000). The main function of the ORC, Cdc6 and 








recruits HBO1  (human  acetylase  binding  to Orc1),  a  histone H4  acetyltransferase  (HAT)  to 
origins  and  that  the HAT  activity  of HBO1  is  required  for MCM  loading  (Miotto  and  Struhl, 
2010).  Interestingly,  no  yeast  homologue  for  HBO1  has  been  identified  so  far.  Moreover, 
HBO1  is  inhibited  by  Cdt1  interaction with Geminin  (McGarry  and Kirschner,  1998; Miotto 
and  Struhl,  2010),  another  specific  factor  of  metazoan  replication.  These  mechanisms 
represent  an  additional  origin  regulatory  step  and  emphasize  the  differences  of  metazoan 
from unicellular organisms. The MCM renders an origin licensed for replication in the subse‐
quent S‐phase. In vitro, the MCM has a helicase activity and is therefore considered the puta‐
tive  replication  helicase  (Forsburg,  2004;  Labib  and  Diffley,  2001),  able  to  unwind  origins 
(Walter and Newport, 2000) and has  furthermore even been proposed to stay bound to the 
replication  fork (Aparicio et al., 1997). However,  there are several observations  that do not 
immediately  fit  to  this  hypothesis.  The  so‐called  MCM  paradox  refers  to  the  seemingly 
dictory observations of the excess of nuclear MCM and its accumulation far from active repli‐








Before  the  actual  process  of  synthesizing DNA  can  start,  the  pre‐RC  complex must  be  acti‐
vated by cyclin‐dependent kinase (CDK) and Dbf4‐dependent kinase (DDK) activities (Bous‐










Figure  1  |  Schematic  representation  of  the  
molecular factors involved in (a) replication origin 




mitosis. ORC  recruits  Cdc6  and  Cdt1.  (b)  In meta‐
zoan,  Cdt1  binds  to  the  histone  acetyltransferase 
HBO1,  necessary  for  pre‐RC  licensing  via  MCM 
loading. (c) DDK and CDK phosphorylation of MCM 
result  in  pre‐IC  (pre‐initiation  complex)  assembly, 
including bind of Mcm10, Cdc45 and GINS.  (d) Ori‐




ty  and  is  thus  able  to  synthesize  RNA  primers  on 
single  stranded DNA.  (e) Processive DNA  synthesis 
is achieved after a polymerase switch to DNA pol δ 
and  the  loading  of  the  proliferating  cell  nuclear 
antigen  (PCNA)  sliding  clamp  by  the  replication 
factor  C  (RFC).  Duplication  of  the  lagging  strand 




In  detail,  the  transition  from  the  pre‐RC  to 
the  elongating  state  is  initiated  by  interac‐
tion of Mcm10 with Orc2 and various Mcm2‐
7 subunits (Homesley et al., 2000; Merchant 




and  Stillman,  2000).  Single  stranded  DNA 
configuration  is  stabilized  by  replication 
protein  A  (RPA),  which  further  stimulates 




also  a  primase,  is  the  only  DNA  polymerase  that  can  start  de  novo  synthesis  on  single‐






























poral  order  of  origin  activation  (Sporbert  et  al.,  2002).  Fitting  to  this  proposal,  it  has  been 
shown in human cells  that  the spatial continuity of replication  foci correlates with  their ge‐





most  likely  transmitted by  local destabilization or  changes  in  chromatin  structure  resulting 
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from  replication  activity  itself.  Such  structural  changes,  caused by  active  replication, would 
render  neighboring  regions  more  prone  to  replication  initiation  and  result  in  the  self‐









Active  replication might  destabilize  higher  order  structures,  rendering  replication  origins  in  neighboring 
chromatin regions more prone to fire. This spreading feature might be an intrinsic effect of the replication 




















Pope et  al.,  2010) and  reflect  the higher order 3D organization of  chromatin  in  the nucleus 
(Cremer and Cremer, 2001; Sadoni et al., 2004): early foci correspond to euchromatic regions 
or R bands, characterized by a high gene density and mostly found in the nuclear interior, mid 
foci  represent  facultative heterochromatin,  accommodated  in  the nucle(ol)ar periphery and 
late  foci  mark  constitutive  heterochromatin  (Craig  and  Bickmore,  1993).  The  existence  of 
such patterns demonstrates that clusters of replication origins are activated in a highly coor‐




al  level  well‐conserved  spatio‐temporal 
dynamics. 
Here,  super  resolution  images of  three  cells 
exhibiting  the  characteristic  early  (Se),  mid 
(Sm)  and  late  (Sl)  S‐phase patterns  are pre‐
sented. Sites of nascent DNA were visualized 
by  short  pulse  incorporation  of  modified 
nucleotides  and  chemical  detection  after 
fixation  (red).  The  bottom  row  shows  and 




In S. cerevisiae,  replication origins were  identified as  those sequences  that are able  to repli‐
cate autonomously when inserted into a plasmid (Autonomous Replication Sequences, ARS), 













origin  choice  in metazoan  is  observed  in  Xenopus  and Drosophila  embryos.  In  these  organ‐
isms, during early embryogenesis, replication starts at the same time, randomly all over the 
nucleus. This replication mode results in a very short inter‐origin distance of approximately 
15  kb  (Hyrien  et  al.,  1995;  Hyrien  and  Mechali,  1993).  During  the  mid  blastula  transition 
(MBT),  there  is  a  re‐arrangement  in  replication  dynamics  that  correlates with  the  onset  of 







can  affect  replication  origin  localization  and  activation  in  different  systems  (Cheng  et  al., 
1992; Danis et al., 2004; Ghosh, 2005; Maric et al., 2003; Minami et al., 2006). Nevertheless, 
the  correlation between  sites  of  active  transcription  and  replication origins  is  not  always  a 








tion  activity  per  se  is  not  a  requisite  for  replication.  It  has,  therefore,  been  suggested  that 
transcription permissiveness or  the  chromatin  structure  that  corresponds  to  it,  rather  than 
transcription itself, might facilitate origin activity (Danis et al., 2004; Lunyak et al., 2002). 
In general, open chromatin is considered to be a better substrate for both transcription and 







tate  pre‐RC  formation  by  influencing  nucleosome  positioning  (Lipford  and  Bell,  2001)  and 




The  influence  of  chromatin  structure  on  defining  metazoan  replication  origins  is  further 
strengthened by studies in human cells proposes H4K20m1 to regulate replication origin fir‐
ing and shows that deficient degradation of PR‐Set7,  the enzyme responsible  for H4K20m1, 







in DNA synthesis and affects progression  through S‐phase.  Importantly,  it  is  the acetylating 
activity  of HBO1 what was necessary  for MCM  recruitment  (Iizuka  et  al.,  2006; Miotto  and 
Struhl, 2010). This effect is counteracted by HDAC11, another partner of Cdt1, which is active 
during  S‐phase,  prevents MCM  recruitment  and  thereby  avoids  re‐replication  (Wong  et  al., 
2010). 
Interestingly,  transcription  and  the  corresponding  open  chromatin  have  been  proposed  to 
correlate better to early replication timing rather than replication activity itself. In fact, early 












man,  2004)  and  relocation  of  an  inefficient  origin  to  the  early  replicating  segment  leads  to 
earlier replication timing (Hayashi et al., 2007).  


















cation dynamics cannot be defined at a  sequence  level and suggests chromatin structure  to 
play a role in the regulation of replication timing. 
The notion of  replication  timing being  controlled by a mechanism beyond  the  level  of DNA 
sequence first appeared in the 1960’s, when it was observed that in female mammalian cells, 
one of  the X  chromosomes  is  randomly  inactivated and  replicates with drastically different 











tion  of  the  genome,  which  in  turn  affects  transcription  competence  (Hiratani  and  Gilbert, 




HAT  to  the  inactive promoter  results  in  advanced  replication  timing.  Importantly,  this hap‐
pens without affecting transcription (Goren et al., 2008). 
Table 1 | Summary of recent studies on the epigenetic control of replication timing in lower eukaryotes 
Organism  Factor   Publication  Outcome 
Yeast  Transcription  (Raghuraman  et  al., 
2001) 







HDAC  Rpd3  KO  or  HAT  Gcn5  recruitment  to  late 
origin  result  in  earlier  origin  firing  and  concurrent 
Cdc45 binding. 
 
    (Zappulla  et  al., 
2002) 
 






    (Crampton  et  al., 
2008) 
HDAC  Sir2  (H4K16  deacetylation)  inhibits  pre‐RC 



















Histone  hyperacetylation  at  origins  affects  ORC 
binding. 
  HP1  (Schwaiger  et  al., 
2010) 
HP1  knockdown  >  5‐10%  of  genome  affected  in 
replication  timing,  advance  replication  of  centro‐


















consequence of  increased chromatin accessibility to  initiation  factors resulting,  for  instance, 









plex epigenetic  constitution  (Figure 4),  such studies have been complicated by  the  fact  that 
epigenetic modifications exhibit a high level of crosstalk and often act synergistically (Csan‐
kovszki  et  al.,  2001).  The  search  after  the  epigenetic  determinant  of  replication  timing  in 









ranging  from DNA methylation,  to histone modifications and higher order  chromatin  struc‐


















X  chromosomes  (Xa  in  green  and  Xi  in  red, 










cells  with  the  demethylating  agent  5‐azacytidine  did  not  change  replication  timing  of  im‐
printed foci  in relation to the earlier replicating homologous  regions (Bickmore and Caroth‐
ers, 1995). Moreover, it has been postulated that asynchronous replication of imprinted loci is 





In contrast,  in mouse F9  terratocarcinoma cells  the heterochromatic major satellite  repeats 
are abnormally demethylated and replicate earlier. Moreover, treating RAG fibroblasts with 5‐
azacytidine causes demethylation of major satellites and subsequently earlier replication (Se‐
lig  et  al.,  1988).  Furthermore,  a  study  on  the  replication  of  the  inactive X  chromosome has 
shown  that  its methylated  CpG  islands  replicated  later  than  the  unmethylated  ones  on  the 
active homologue  (Gomez and Brockdorff, 2004). However,  the mechanism maintaining  the 
silenced state of the Xi is composed of many layers of partially redundant epigenetic mechan‐
isms (Csankovszki et al., 2001) and  it  is  therefore difficult  to ascertain whether the delayed 








Figure  5.  Large  mid  S‐phase  replication 
structures represent bulk chromatin of the 
inactive X chromosome 
C2C12  cells  were  BrdU  pulse‐labeled  (10 
µM, 30 minutes)  to  visualize  actively  repli‐
cating  DNA, while  the  X  chromosome was 
detected by  FISH. DNA was  counterstained 
using  TO‐PRO  3.  Panels  show  two  mid‐
confocal optical sections of  three cells dur‐
ing  (a) early,  (b) mid or  (c) or  late S‐phase. 
Arrows  point  to  the  Xi  territories.  Arrow‐
head points to the Xa territory. Perpendicu‐
lar scale bars indicate section distances in Z 
direction.  (d)  C2C12  cells  expressing  GFP‐
PCNA  grown  on  photoetched  coverslips 
featuring an alpha‐numerical grid. Individual 
cells were pre‐imaged for characteristic mid 
S‐phase  replication  structures  and  post‐
processed  for FISH. After hybridization and 
detection of a Xist specific probe, cells were 
re‐imaged  to  compare  the  localization  of 
the  GFP‐PCNA  and  the  Xist  label.  Xist  and 




8.  Confocal microscopy  images  of  a  C2C12 
cell  stably  expressing  GFP‐DNA  Ligase  1 
show  the  characteristic  large  mid  S‐phase 
replication structures (arrows). The cell was 
stained  with  an  antibody  specific  for 
H4K8ac. Note that the replication structures 
are  clearly  hypoacetylated,  while  the  DNA 











Figure 6. Differential  replication dynamics of Xa and Xi visualized  in double  replication  labeled mitotic 
chromosomes 
Mitotic spread of a C2C12 cell double  labeled with  IdU and CldU  in order to simultaneously visualize DNA 








earlier when  compared  to  the  homologous  active  regions  (Bickmore  and  Carothers,  1995). 
Histone hypoacetylation is an epigenetic hallmark of heterochromatic regions (Jeppesen et al., 
1992; Kohlmaier et al., 2004) and has indeed been proposed to possibly be the best candidate 







and  histone  deacetylated  (Santoro  et  al.,  2002).  The ATP‐dependant  chromatin  remodeling 
complex NoRC recruits histone modifying and DNA methylating enzymes to the rDNA promo‐








in silencing of active rDNA and shift  from early  to  late replication, suggesting that  the hete‐
rochromatinization of  rDNA delays  its  replication  timing. These  results  illustrate  the extent 
crosstalk  between  different mechanisms  defining  chromatin  structure  and  the  concomitant 
difficulty  in discerning which one is directly responsible for  the temporal regulation of DNA 
replication. 














vided valuable  insights on how  these parameters  change  in development,  as well  as on  the 
degree  of  conservation  /  difference  between  different  species  and  even  cell  lines  (Hiratani 










shows  the  location of an origin  initiation at  that chromosomal  location, but  it does not give 
any information on whether the origin fired in all cells or only a subset of them. Another im‐
portant  shortcoming  of  high  throughput  sequencing  methods  is  their  limitation  when  it 
Introduction 
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comes  to  the  analysis  of  repetitive  sequences.  Other  parameters  extracted  from  bulk  DNA 
analysis, such as the replication half time (the time at which an origin has fired in half of the 
cells  in  a population),  extracted  from 2D gel  analyses,  is  a  composite  value  reflecting  those 












bility  within  the  population.  In  addition,  most  synchronization  strategies  imply  the  use  of 
chemical substances that are likely to affect normal cell progression, even after release from 










days,  the available biological  tools, as well as the computational resources  for data analysis, 






cient  and  reliable ways  of  visualizing  cellular  processes  and  analyzing  live‐cell microscopy 




















assessed  the  interaction  between  the  different  epigenetic modifications  of  each  region  and 
dissected this extensive crosstalk to ascertain which mechanisms regulate replication timing. 



















MEF‐D15,  MEF‐P,  MEF‐PM  respectively)  were  grown  at  37˚C  /  5%  CO2  in  DMEM  supple‐
mented with 15 % FCS as previously described (Lande‐Diner et al., 2007; Peters et al., 2001). 
Cells  used  for  immunofluorescence  analysis were  grown  on  glass  coverslips  (#1.5  for  high 
resolution  imaging).  TSA  treatment  of wild‐type  and  KO MEFs was  performed with  a  final 
concentration  of  20  nM over  72 hours  changing medium with  fresh TSA  changing medium 
every day. To analyze replication patterns,  cells were pulse‐labeled with 100 µM BrdU or 5 
µM EdU for 30 min. 
Isolation and cultivation of primary cells: Mouse primary  fibroblasts were  isolated  from 
adult mouse (C57BL/6) ear tissue by cutting the ear tip with a scalpel. The tissue was shaken 
at  37˚C  with  2  mg/ml  collagenase  NB8  (Serva  Electrophoresis,  Heidelberg,  Germany)  in 
DMEM supplemented with antibiotics for several hours and vortexed repeatedly. Single cells 
were plated on a dish and cultivated in DMEM supplemented with 20 % FCS at 37˚C / 5% CO2. 
As human diploid  female  cells we used  fetal  lung  fibroblasts WI‐38  (Hayflick, 1961)  and  fi‐
broblasts established  from a skin biopsy obtained  from a young healthy  female, kindly pro‐
vided  by  the  University  of  Amsterdam,  as well  as  primary  coronary  artery  smooth muscle 

























surface. Cells were  incubated  for  further 24 h under  standard conditions, without  changing 
the virus‐containing medium. At day three cells detached from the growing surface and were 

















bation, medium complete was added  to  the virus‐containing medium. On  the next day,  suc‐
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cessful  infection was determined by GFP signal. A successful  infection gave  typically > 90% 
green  fluorescent cells. The supernatant was removed 48 h after  infection and cells  further 
cultivated under standard conditions for five more days to get  rid of the H3K27m3 mark on 
the Xi. Female SV40 T‐antigen transformed MEFs with a Xist deletion on one X chromosome 





tate,  Cat  #:  07‐690),  rabbit‐anti‐H4  (1/1000,  Upstate,  Cat  #:  07‐108),  rabbit‐anti‐H3ac 
(1/500, Upstate, Cat #: 06‐599), rabbit‐anti‐H3K9ac (1/500, Upstate, Cat #: 06‐942), rabbit‐
anti‐H4K8ac,  dilution  1/1000  (Upstate,  Cat  #:  06‐790),  rabbit‐anti‐H4K12ac  (1/1000,  pro‐





























The MBD domain  of MeCP2  (pMeCP2Y.5;  (Brero  et  al.,  2005)) was  cut with  restriction  en‐
zymes NheI and BamHI, resulting  in the 308 bp insert 1. The GBP of pGFPbinderLacI (Roth‐







alytically  inactive  HBO1,  with  the  following  primers:  ATGCCTCAGTACATGAGA‐















spective  figures  for  pulse  length,  Sigma‐Aldrich,  Steinheim,  Germany)  or  5‐ethynyl‐2’‐
deoxyuridine (5 µm EdU, Invitrogen, Carlsbad, USA) or double pulse labeled using 5‐iodo‐2′‐




















3D‐FISH  and metaphase  FISH with mouse  chromosome  paints  (Rabbitts  et  al.,  1995) were 
performed according to standard protocol (Cremer et al., 2006). For 3D‐FISH cells were, addi‐
tionally to the fixation steps described for immunostaining, incubated in 20% glycerol for 45 




















many)  Axiophot  II  and  Axiovert  200  microscopes  equipped  with  Zeiss  Plan‐Apochromat 
63x/1.4 NA oil immersion objective lenses and 12‐bit CCD cameras. The Axiovision software 
was used for image acquisition. 
Confocal  and  spinning  disc microscopy:  Confocal  images  were  collected  using  an  Ultra‐
VIEW VoX  spinning disc  system on  a Nikon Ti microscope  equipped with an oil  immersion 
Plan‐Apochromat 60x/1.45 NA objective lens (pixel size in XY = 111nm, Z‐step = 0.3 – 1 µm) 




for Cy5 detection. Axial  chromatic  shift was  corrected and corresponding RGB‐stacks, mon‐















were  shaken until most mitotic  cells had detached  from  the  substrate,  as monitored on  the 
bright field microscope. The detached cells were pelleted and re‐plated on a microscopy dish 
and  incubated  under  standard  conditions  for  five  hours.  G1  cells were  then  imaged  on  the 
spinning disc microscope. Unsynchronized MEFs were  transfected with mRFP‐PCNA  (Spor‐
bert et al., 2005) and MaSat‐GFP (Lindhout et al., 2007) or pMBD‐GBP and pEGFP‐HBO1 (2 µg 







tem (PerkinElmer, UK)  in a  closed  live cell microscopy chamber  (ACU control, Olympus,  Ja‐
pan) heated to 37°C, with 5% CO2 and 60% air humidity control, on either a Nikon Ti micro‐











Fluorescence  intensity  histogram  quantifications  were  performed  using  ImageJ 
(http://rsb.info.nih.gov/ij/).  A  ROI was  selected  around  each  nucleus  and  the  fluorescence 
intensity histogram of each nucleus,  its mean value and standard deviation were measured. 
To  quantify  the  levels  of  histone  acetylation  of MEFs  the mean  values  of  the  histograms of 
approx. 25 cells per condition were averaged and normalized to untreated cells. These mea‐
surements were performed in triplicates. 
For  ES  cells  and  differentiated  cells,  the  (anti)correlation  between  histone  acetylation  and 
methylation signals at  the  inactivated autosome was determined by plotting the normalized 

















The  frequency of early versus  late replicating patterns was quantified on  the wide‐field mi‐
croscope after staining of incorporated modified nucleotides by counting only early and late 




Images  were  processed  using  a  3D  median  filter  for  chromocenters  and  3D  Gaussian‐of‐
Laplace  filter  for  replication  foci.  Filtered  images were  thresholded  automatically  using  the 























































mologue,  where  it  coats  the  chromosome  territory(Brockdorff  et  al.,  1991;  Clemson  et  al., 
1996).  Xist  RNA  accumulation,  shown  to  be  dispensable  for  maintaining  the  inactive 
state(Csankovszki et al., 1999), is initially followed by tri‐methylation of lysine 27 on histone 
H3  (H3K27m3)  (Plath  et  al.,  2003;  Silva  et  al.,  2003)  and  later  by  histone  hypoacetyla‐
tion(Jeppesen and Turner, 1993), DNA methylation(Norris et al., 1991) and the formation of 
the Barr body(Barr and Bertram, 1949). These modifications form a multi‐layer silencing me‐
chanism  proposed  to maintain  the  Xi’s  silenced  state  (reviewed,  e.g.,  in  (Chow  and  Heard, 


















7 The work described  in  this chapter  is  included  in  the  following publication: Casas‐Delucchi CS, Brero   A, 












persisted  for  one  to  two hours  (Figure  8a)  and  coexisted with  a  replication pattern  consti‐















later  in  S‐phase,  concomitantly  to  the pericentric  heterochromatin of  the  autosomes.  I  con‐
firmed that  the  large structures visualized by GFP‐tagged PCNA  indeed represented sites of 






of different  tissues and  in other species. Figure 9 presents  the results of a  triple replication 
labeling experiment of primary mouse male and female fibroblasts. Cells were double labeled 




















Figure 9. Synchronous  replication of Xi during early‐mid S‐phase  is conserved  in different  types of cells 
and mammalian species8 
(a) Male  and  female primary mouse  ear  fibroblasts were  triple‐labeled  to mark DNA  replicated  at  three 
distinct time points during S‐phase. The first two  labels were accomplished by  IdU and CldU  incorporation 
respectively, while the third time point was visualized by staining of DNA Ligase 1. The chase time between 
the labels was three hours. Shown are epifluorescent micrographs of a female and a male fibroblast exhibit‐
ing representative early  (red), mid  (green) and  late  (blue) replication pattern.  (b) Co‐staining of H3K27m3 
and replication sites after 15 minutes of 10 µM EdU incorporation in female primary mouse ear fibroblasts 











To assess  the  role of Xist  expression  in  the  synchronous Xi  replication mode,  I  used mouse 
embryonic  fibroblasts  (MEF) carrying a Xist null allele on one homologue and a conditional 
knockout  (“floxed”) allele on  the other chromosome (G19SV(Csankovszki et al., 2001; Csan‐
kovszki  et  al.,  1999)).  This  system  allowed  us  to  test whether  the  synchronous  replication 








a Xist  specific  probe  (data not  shown).  Loss  of Xist  expression had no  influence on  cellular 






Figure  10.  Effects  of  loss  of  Xist  RNA, 
H3K27m3  accumulation  and  histone 
hypoacetylation  on  cell  cycle  progres‐
sion9 








relative  S‐phase  duration,  Ezh2  KO  cells 






















































Xist  conditional  KO  (control  and  recom‐
bined)  cells  after  15  minutes  incorpora‐
tion  of  10  µm  EdU  were  co‐stained  for 
replication  and  H3K27m3.  Xist  KO  cells 
still show a clear synchronous replication 
pattern during mid S, demonstrating that 
Xist RNA coating  the Xi  is dispensable  to 




















I  conclude  that  high  H3K27m3  and  histone  hypoacetylation  play  a  role  in maintaining  the 
characteristic  synchronous  early‐mid  replication  timing  of  Xi,  with  histone  hypoacetylation 
being  the most  likely  to play a direct  role. Nevertheless, disrupting any of  the Xi  epigenetic 
modifications  might  have  some  influence  on  the  other  modifications  (Csankovszki  et  al., 
2001). To clarify this situation I utilized a system that allowed us to artificially control chro‐







































cell  line  that  carries  a doxycycline‐inducible Xist  gene on  chromosome 11. Previous  studies 
have  shown  that  Xist‐expressing,  silenced  autosomes  acquire  a  delayed  replication  timing 




performed  to  visualize  the  silenced  autosome  (Figure  15b). While we  observed  the  typical 









Figure 15. Xist‐dependent autosome  inactivation  induces synchronous, early‐mid replication  in differen‐
tiated cells  
 (a) Mouse ES cells carrying an ectopic, doxycycline‐inducible Xist gene on one chromosome 11 were either 
treated  for six days with doxycycline and  retinoic acid  (differentiated, Xist expressing) or singly with dox‐
ycycline (undifferentiated, Xist expressing). (b) Cells were BrdU pulse labeled (10 minutes), fixed and stained 
to detect incorporated nucleotide followed by RNA‐FISH to detect Xist. DNA was counterstained with DAPI. 










the  inactivated autosome,  I next examined  the epigenetic differences before and after diffe‐
rentiation. Consistent with published data for Xi (Plath et al., 2003; Silva et al., 2003) and for 
the Xist‐inactivated autosome(Kohlmaier et al., 2004; Wutz and Jaenisch, 2000) accumulation 
of H3K27m3 was observed  shortly  after Xist  induction  (Figure 16a) but before  the  appear‐
ance of the synchronous replication pattern. This result clearly indicates that H3K27m3 is not 
sufficient  to  induce  the  shift  in  replication  dynamics.  Hence,  I  next  quantified  the  levels  of 
histone acetylation at the inactivated autosome. I first selected the Xist expressing autosome 
by the accumulation of H3K27m3 and analyzed  the histone acetylation  level by plotting the 
variation of  fluorescence  intensity along a  line across  the  inactivated chromosome territory 
(Figure 16b).  In addition,  I performed a Pearson correlation analysis comparing the  level of 
H3, H4 and H4K8 acetylation at the inactivated Xi relative to the surrounding chromatin in ES 




er,  these  observations  (summarized  in  Figure  16c)  con‐
firmed our findings in somatic female cells and demonstrate 
that  histone  hypoacetylation  directly  promotes  the  rear‐
rangement  in replication dynamics of  the  inactive chromo‐
some, whereas  the Xist RNA  coating  and H3K27m3 per  se 
are  not  sufficient  to  determine  synchronous  replication 
dynamics. 
 
Figure  16.  Early‐mid  Xi  replication  pattern  in  differentiated  cells 




H4K8ac. While  accumulation  of  H3K27m3  at  the  inactivated  auto‐
some is already seen very clearly in undifferentiated cells (left), glob‐
al  histone  hypoacetylation  of  this  chromosome  only  appears  upon 
differentiation  (right).  (b)  Line  intensity  plots  of  H3K27m3  (green) 
and H4K8ac  (orange) distribution through the  inactivated autosome 
showing an increased anticorrelation of both epigenetic marks upon 
cellular  differentiation.  F.I.:  fluorescence  intensity.  (c)  Summary  of 
the  interplay  between  the  different  epigenetic  modifications  and 







Modification  ES cells  differentiated cells t‐test 
H3ac  ‐0.25 (n = 34)  ‐0.52 (n = 25) p < 0.001 
H4ac  ‐0.24 (n = 11)  ‐0.59 (n = 18) p < 0.001 
H4K8ac  ‐0.23 (n = 27)  ‐0.47 (n = 22) p < 0.001 






















cultivated primary  fibroblasts  from wild‐type  female and male mice and cultivated primary 
human cells. I performed the stainings of replication and epigenetic markers of the inactive X‐
chromosome and prepared the corresponding figure (Figure 9).  I performed the adenovirus 















performed by  Isabel  Jentsch  (data not  shown). Alessandro Brero  performed  the adenovirus 
experiments experiments on Xist conditional KO cells, the replication staining of recombined 











tone  hypoacetylation.  These  modifications  help  define  a  highly  condensed  nature,  and  in 
mouse  cells  these  regions  assemble  into  higher  order  aggregates  known  as  chromocenters 
(Jones, 1970). These structures are composed of approximately 10^5 major satellite repeats 
(Vissel  and Choo,  1989)  and  can be  visualized by DNA  staining with DAPI  as  round,  highly 
condensed  structures.  Because  of  their  prominent  structure,  chromocenters  represent  an 
identifiable  landmark  within  the  nucleus  that  can  be  easily  visualized  throughout  the  cell 



















In order  to  investigate  the connection between epigenetic markers and replication  timing,  I 
used drug  treatment  and  genetically modified  cell  lines  to manipulate  the main  features  of 
                                                             





constitutive  heterochromatin:  histone  hypoacetylation,  accumulation  of  H3K9m3,  and  DNA 
methylation. I treated wild type mouse embryonic fibroblasts (MEF‐WT) with TSA to inhibit 
HDACs (Taddei et al., 2001), thereby elevating histone acetylation. To modulate the levels of 
H3K9m3  on  constitutive  heterochromatin,  I  performed  experiments  in  Suv39h1/2  double 
knock‐out cells (Lehnertz et al., 2003), which lack the enzymes responsible for this modifica‐
tion. Finally, I used dnmt1‐/‐ cells (Lande‐Diner et al., 2007), with low levels of DNA methyla‐
tion.  Since dnmt1‐/‐  somatic  cells  do  not  proliferate  normally,  these  experiments were  per‐
formed  in  homozygous  p53‐/‐  cells  to  increase  their  viability.  As  a  control  for  the  
p53‐/‐ / dnmt1‐/‐ double knock‐out cells, I used p53‐/‐ cells (Lande‐Diner et al., 2007). 
Changes  in  the  levels  of  epigenetic markers were  assessed by Western Blot  analysis  of  cell 
extracts (Figure 17A), as well as immunofluorescence stainings in situ (Figure 17B) using an‐
tibodies  specific  to  the  histone  modifications  of  interest.  These  data  confirmed  that  TSA 
treatment promoted an increase of histone acetylation and that Suv39h1/2‐/‐ cells have a de‐
creased  level  of H3K9m3. Dnmt1‐/‐  cells  lost DNA methylation  at major  satellite  repeats,  as 
shown by pyrosequencing analysis after bisulfite conversion (Figure 17C and 18). In the case 
of TSA treatment and Suv39h1/2‐/‐ cells, the effects on the epigenetic modifications were spe‐








the  condensation  levels  of  chromocenters  (Popova  et  al.,  2009).  Figure  17D  illustrates  that 
chromocenters  in  control  cells  exhibit  the  characteristic  round,  condensed  structure  de‐





deviation  of  the  respective  DAPI  histograms  to  quantify  the  degree  of  decondensation  in 
treated and mutant cells (Figure 17D). Since all three treatments influence chromatin conden‐














sulted  in a clear  increase of histone acetylation, dnmt1‐/‐ showed a slight  increase  in the  level of 
global histone acetylation (B). On the other hand, suv39h1/2‐/‐ exhibited, as expected, decreased 













































result  in  a  change  of  the  replication  pattern  distribution,  I  cultivated wild‐type  fibroblasts 
under  decreased  temperature  and  serum  concentration  (30°C,  5%  FCS).  While  these  cells 
progressed much  slower  through  the  cell  cycle,  similarly  to TSA  treated  cells,  I  did not  ob‐
serve any difference in the distribution of replication patterns when compared to the control 















cation  of  early  versus  late  replication  patterns.  (A) 
shows an exemplary field in a control cell population, 
with cells going  through early  (e),  late  (l) S‐phase, as 
well as not replicating (non S). (B) shows the distribu‐
tion of early versus late replication patterns. In control 
cells,  around  40%  of  replicating  cells  are  going 
through  late  S. While  Suv39h1/2‐/‐ did not  show  any 
significant effect on this distribution, both TSA‐treated 
cells  and  dnmt1‐/‐  exhibited  a  significant  decrease  in 
the  frequency of  late patterns down  to approx. 15%. 
Statistical  significance  was  tested  using  the  Fisher’s 
exact  test. The doubling  time of  the  control, mutant 
and  treated  cells  are  shown  below  the  histogram. 
Cells grown under starvation conditions have a similar 
doubling  time  as  TSA  treated  cells,  even  though  the 






replication  timing,  it was  important  to dissect  the  relationship between histone  acetylation 
and DNA methylation at chromocenters (Nan et al., 1998).  I show that TSA had no effect on 











acetylation  at  heterochromatic  regions  with  no  change  in  DNA  methylation.  Strikingly,  
dnmt1‐/‐  cells  showed  the  same degree  of  hyperacetylation  at  chromocenters.  Furthermore, 
treating dnmt1‐/‐ cells with TSA as done for WT MEF did not reduce the frequency of late rep‐
licating patterns (Figure 21). The fact that TSA treatment of dnmt1‐/‐ cells does not result  in 
additional  effects  on  their  replication  timing  indicates  that  chromocenters  in  dnmt1‐/‐  cells 




acetylation  at  chromocenters.  Co‐staining  of  his‐
tone  acetylation  and  chromocenters  by  immuno‐
FISH and confocal imaging (top) allowed us to quan‐
tify the total histone acetylation signal on the chro‐
mocenters  (bottom).  As  expected,  TSA  treatment 
resulted  in a clear  increase of histone acetylation  in 
these  regions.  Interestingly,  lowering  the  levels  of 
DNA methylation at chromocenters by knocking out 
dnmt1‐/‐ had the same effect on histone acetylation, 
suggesting  that  this modification  is  likely  to control 









Figure  21.  TSA  treatment  of  dnmt1‐/‐ 
cells does not  further decrease  the  fre‐
quency of late replication patterns 
S‐phase  patterns  were  quantified  as 
described  in  Figure 19. Contrary  to  con‐
trol  p53‐/‐cells,  TSA  treatment  did  not 
further decrease the frequency of late S‐
phase  patterns  in  dnmt1‐/‐  cells.  These 
results  support  the  fact  that  in  dnmt1‐/‐ 
chromocenters  have  already  lost  their 
normal levels of histone hypoacetylation. 





at otherwise methylated  regions,  such as pericentromeric heterochromatin.  I have  thus uti‐
lized two distinct approaches to promote the hyperacetylation of constitutive heterochroma‐
tin.  In  both  cases  I  observe  a  decrease  of  late  replication  patterns,  raising  the  question  of 







early S‐phase,  I  examined whether  there was an  increase of  replication sites at heterochro‐
matic  regions during early S‐phase. To  this  end  I used  immuno‐FISH  to  co‐stain  replication 
sites and chromocenters and directly examine their interaction during early S‐phase. In con‐
trol cells, as expected, I detected very little association between heterochromatin and sites of 
early  DNA  replication.  In  contrast,  both  TSA‐treated  and  dnmt1‐/‐  cells  exhibited  increased 










Figure  22.  Histone  hyperacetylation  at  heterochro‐
matic regions increase their replication concomitant 
to euchromatin13 
Immuno‐FISH was  performed  to  co‐stain  replication 
structures  (by either PCNA or EdU)  and  chromocen‐
ters. Early patterns were selected and  imaged by 3D 
confocal microscopy, as well as deconvolution micro‐
scopy. ROIs were defined  automatically  in  the  chro‐
mocenter channel by the Otsu algorithm and used to 
quantify the replication signal at chromocenters. The 
percentage  of  chromocenter  material  colocalizing 
with  early  replication  foci  was  plotted  as  ratio  to 
control  cells.  Both,  TSA‐treated  and  dnmt1‐/‐  cells 
showed  a  significant  increase of  replication of hete‐







Figure  23. Histone  acetylation  causes  earlier  onset  of 
replication of constitutive heterochromatic regions14 
Progression of S‐phase followed by time‐lapse microsco‐




colocalization  of  constitutive  heterochromatic  regions 
and replication structures prior to the onset of late repli‐
cation.  (A)  Hyperacetylated  chromocenters  showed  a 
signify‐cantly  increased colocalization with PCNA during 
early  S‐phase  when  compared  to  untreated  wild  type 
cells.  (B)  Exemplary  images  of  wild  type  cells  going 
through early S‐phase. The TSA‐treated cell shows colo‐
calization  of  chromocenters  and  TSA, quantified  in  (C). 
Error bars: 95% CI. Scale bars: 5 µm. 
 










ricentromeric heterochromatin. Series of  time‐lapse  images were collected  in 30‐minute  in‐
tervals for up to 45 hours (Movies CC 1 – 2 and Figure 23A). 
Observation over such long periods allowed us to distinguish between the different stages of 








Figure  24.  Early  replication 
foci  are depleted  from hete‐
rochromatic  regions  in  con‐





cating  cells.  (B)  The  correla‐
tion  of  replication  foci  to 
chromocenters  during  S‐
phase was assessed by the H‐
coefficient  (Herce  et  al.  in 
prep)  showing  that  in control 
cells,  the  accumulation  of 
early  foci  outside  the  chro‐
mocenter (right part of the x‐
axis)  is  higher  than  in  the 
chromocenters.  In  TSA 
treated cells, on the contrary, 
the  correlation  reaches  its 
peak at 0 µm  from  the  refer‐
ence  signal  (chromocenters), 
showing  an  accumulation  of 
replication  foci  in  heteroch‐




































as  in  the  deconvolution  microscope,  programmed  imaged  analysis  routines  in  Python  to 
streamline analysis of large amounts of live‐cell data, performed the data analysis and statis‐
tical tests and prepared the corresponding figure (Figure 22).  I performed the double trans‐



























loading  (Miotto  and  Struhl,  2010).  Chromocenters  are  bound  by  many  different  factors, 
among others MeCP2 and HP1, via different protein domains that recognize specific chroma‐





































a. GFP‐HBO1  is homogenously distributed  throughout  the nucleus. When  co‐transfected with MBD‐GBP, 




To  assess  whether  the  GFP‐HBO1  structures  seen  in  living  cells  after  co‐transfection  with 















panded  to  visualize  interaction partners, while  at  the  same  time  recruiting  them  to  the  ge‐
nomic regions of interest (Figure 27). To this end, a triple transfection of the carrier, a GFP‐














chromocenter binding proteins  / protein domains, have  an  endogenous  function  in  the  cell 
and  might  be  involved  in  the  recruitment  of  chromatin  modifying  factors  (Agarwal  et  al., 
2007;  Brero  et  al.,  2005; Nan  et  al.,  1998).  I  therefore  propose  a  similar  targeting  strategy 















2011). Originally  found  in  the pathogenic bacterium Xanthomonas, TALEs contain a  central 




target  chromatin modifiers,  either  directly  or more  flexibly  via  the GBP‐GFP  interaction,  as 









modifying  specific  chromatin  regions  at  particular  cell  cycle  stages,  an  approach  of  special 
relevance when studying cell cycle dependent processes, such as DNA replication. 
An important advantage of the method that I have started to develop is the fact that the re‐







The  spatio‐temporal  regulation  of  DNA  replication  is  conserved  throughout  metazoans  
and  is a developmentally regulated process  (Blow, 2001; Hatton  et al., 1988; Hiratani et al., 
2008, Simon et al., 1999). These observations demonstrate that its control cannot rely on ge‐
netic elements alone,  leading to the proposal that epigenetic mechanisms are  likely to  influ‐
ence this process (Aladjem, 2007; Mechali, 2001). When it comes to the control of replication 
timing  in  high  eukaryotes,  particularly  in mammals,  attempts  to  elucidate  the mechanisms 




Figure  28  |  Epigenetic  marks  directly  in‐
volved in replication dynamics 
Manipulation  of  the  epigenetic  hallmarks  of 
both  facultative  and  constitutive heterochro‐
matic  regions  (the  Xi  and  chromocenters, 
respectively), as well as a careful assessment 
of  their  crosstalk,  allowed  us  to  determine 
that the low levels of histone acetylation cha‐













effects  of  manipulating  different  epigenetic  factors  (Casas‐Delucchi  et  al.,  2011;  Casas‐
Delucchi et al., submitted). I show that the delay in replication onset of both, facultative and 
constitutive heterochromatin, is a result of their histone acetylation levels (Figure 28). Here, I 














temporal  discrimination  of  the  appearance  of  different  modifications  and  their  respective 










would  exclusively  label  early  replicating DNA.  In mitotic  spreads  of  such pulse  labeled  cul‐
tures  the  lack  of  label  on  one  of  the  X  chromosomes was  correctly  interpreted  as  showing 
“non‐early”  replication(Petersen,  1964;  Priest  et  al.,  1967).  Increasing  the  nucleotide  pulse 


























number  of  firing  origins  engaged  in  replication  of  Xi  appeared  to  be  concentrated within  a 




least  in part  the  same  replication origins  (Gomez and Brockdorff,  2004),  it  is  clear  that  the 
synchronous replication dynamics cannot be explained genetically, suggesting that epigenet‐
ics play an important role determining the Xi replication dynamics. 






hence  knocking  out  Xist  results  in  partial  loss  of  downstream  Xi  modifications,  such  as 
H3K27m3 (Plath et al., 2003; Silva et al., 2003), and consequently in a partial loss of the syn‐













relates with  the  appearance  of  the  synchronous,  early‐mid  Xi  replication  dynamics  (Figure 
16). Importantly, in TSA treated cells, the levels of Xist RNA (Figure 14) and H3K27m3 (Figure 
11) at the inactivated chromosome were normal and both modifications were also present in 





replication dynamics  and possible  parallels  in  other  types  of  silenced  chromatin  regions.  A 
possible consequence of the different timing of X chromosome replication, addressed in pre‐
vious  studies,  could  be  that  specific  epigenetic marks  on Xi  have  to  be  set within  a  limited 
window  of  time  during  early‐mid  S‐phase,  to  limit  the  chromatin  portion  being  mod‐
ified(Lande‐Diner et al., 2009), with distinct histone modification outcomes depending on the 
replication  timing and ultimately  influencing and/or  reinforcing  the  transcriptional  state  of 
the  replicated  chromatin.  ICF  syndrome  constitutes  a  striking  example  of  the  relationship 
between replication timing and transcriptional activity. In such cells CpG islands of the Xi are 




in  the  active  homologue  fire  sequentially(Gomez  and Brockdorff,  2004),  resemble  observa‐
tions in embryos of flies and frogs previous to the onset of transcriptional activity. In Droso­
phila  embryos,  replication origins were shown  to be regularly  spaced and  to  fire  synchron‐
ously  thus  permitting  entire  genome  duplication  within  the  extraordinarily  short  (3‐4  mi‐
nutes long) S‐phase of the initial 10‐13 mitotic divisions (Blumenthal et al., 1974). In Xenopus 
embryos, untranscribed DNA is replicated up to 11 times in the short time frame of 7 hours 
(Newport and Kirschner, 1982),  requiring synchronous  firing of  all  licensed replication ori‐
gins and their regular distribution(Blow et al., 2001; Mills et al., 1989) to achieve an extreme‐
ly  fast completion of S‐phase.  Interestingly,  this untranscribed chromatin  is also hypoacety‐
lated. One possibility would be  that  the absence of  transcriptional  activity/competence and 
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the  concomitant  lack of  necessity  of  coordinating both processes might  allow simultaneous 
replication throughout transcriptionally silenced regions (Hiratani et al., 2009).  
Altogether,  I  speculate  that  the  synchronous  replication  dynamics  of  Xi  might  represent  a 
common replication manner to different forms of transcriptionally silent chromatin and that 
histone hypoacetylation  is  the  common epigenetic  denominator  regulating  their  replication 
synchrony. 
6.2 Histone acetylation controls replication timing of constitutive heterochromatin 




poral control of replication timing.  I  show that  treatment with TSA, as well as knocking out 








tors.  This  is  particularly  relevant with  chromocenters,  given  that  their  epigenetic  profile  is 
directly related to their highly condensed nature and contributes to the recruitment of mul‐
tiple proteins (Dillon and Festenstein, 2002). In this case, the methods I used to perturb the 
epigenetic  modification  on  constitutive  heterochromatin  (i.e.,  TSA  treatment,  dnmt1  and 
Suv39h1/2  knock‐outs)  all  resulted  in  a  large‐scale  decondensation  of  the  chromocenters. 
However, only two out of the three cases promoted a shift in the replication timing of the con‐











mocenters  (Lehnertz  et  al.,  2003),  indicating  that  this  important  heterochromatin  determi‐
nant does not contribute to the regulation of replication timing. We, therefore, conclude that 
neither H3K9m3, nor chromatin condensation, nor HP1 binding, are directly involved in de‐




In both, TSA‐treated and dnmt1‐/‐  cells,  I observe a shift  in replication timing, whereby nor‐
mally  late  replicating  constitutive  heterochromatin  is  replicated  during  early  S‐phase.  TSA 
treatment directly promotes the hyperacetylation of histones, specifically relating this epige‐
netic modification to the regulation of replication timing. As DNA methylation is unaffected in 
TSA‐treated  cells,  I  conclude  that  this  DNA  modification  does  not  block  early  replication. 
While DNA methylation loss is the most direct effect of knocking out dnmt1, our results (Fig‐
ure 20), as well as previous studies (Jones et al., 1998), demonstrate that this decrease leads 
to  elevated  histone  acetylation  levels  at  chromocenters.  I  therefore  argue  that  in  dnmt1‐/‐ 
cells, concomitant changes in the levels of histone acetylation are responsible for the shift in 
replication  timing  of  constitutive  heterochromatin,  analogous  to  what  I  observe  in  TSA‐
treated cells. Moreover, although I do not exclude the possibility that TSA‐mediated acetyla‐
tion of non‐histone proteins might play a role in the described shift in replication timing, our 
results  in  dnmt1  knock‐out  cells  demonstrate  that  histone  hyperacetylation  is  sufficient  to 
promote earlier replication onset of constitutive heterochromatin. Thus,  I conclude that his‐
tone  hypoacetylation  facilitates  late  replication  timing  independently  of  both  histone  and 
DNA methylation (Figure 29). Interestingly, our results show that there is no mechanism ab‐























cy  of  inefficient  origins  (Wu  and  Nurse,  2009).  Further  experiments  using  high‐resolution 
microscopy could give a more detailed insight into the structural changes resulting from his‐
tone hyperacetylation. Moreover, protein‐DNA  interaction profiling under different chroma‐








H3K9m3 accumulation and  large‐scale decondensation of chromocenters are not sufficient  to disrupt  late 
replication. 
 












Origins  are  subsequently  licensed  to  fire  by  MCM  loading.  Origin  activation  occurs  when 
Dbf4/Cdc7 and Cdk2/CyclinE phosphorylate the loaded MCMs and thereby loads pre‐IC factor 














current  knowledge  on  the  molecular  mechanisms  regulating  the  genomic  replication  pro‐








with  approximately  the  same  efficiency  (Stanojcic  et  al.,  2008).  Similarly  in Drosophila  and 
Xenopus embryos, where origin determining, licensing and firing factors are present in excess, 
all available origins  fire efficiently (Mechali, 2010). Furthermore,  it has been suggested that 
the  proposed  limiting  factor would  be  recycled  as  S‐phase progresses,  being  released  from 
early origins and subsequently re‐used at late origins. Thus, the firing efficiency of late origins 
would  increase during  the course of S‐phase.  Interestingly,  such molecular dynamics would 
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factor  and  differential  firing  efficiencies  at  distinct  genomic  regions  are  sufficient  require‐
ments  to  reconcile  the  seemingly  contradicting  phenomena  of  stochastic  origin  firing  and 









gle  origin  (Bowers  et  al.,  2004).  In  fact,  this  so‐called  lateral  loading might  also  account,  at 


















MCM  accumulation  can  act  cooperatively  in  Cdc45  recruitment.  The  limited  Cdc45  binding 
might  also be  the  result  of  some unknown molecular mechanism repressing Cdc45  recruit‐
ment  at neighboring  regions,  inhibiting  thereby adjacent  sequences  from  firing  in  the  same 
replication round. This  so‐called origin  interference could  thereby promote a better disper‐
sion of firing events and reduce the probability of long unreplicated DNA gaps, as proposed in 




Our  results  clearly demonstrate  that  replication  timing  is  controlled epigenetically  and  that 
low levels of histone acetylation at heterochromatic regions lead to the delayed onset of repli‐
cation  that  characterizes  these  regions  (Casas‐Delucchi  et  al.,  2011;  Casas‐Delucchi  et  al., 
submitted). While manipulation of others epigenetic marks, such as Xist RNA accumulation at 
the Xi, histone and DNA methylation, as well as large‐scale chromatin compaction did not di‐
rectly  affect  replication  timing  of  heterochromatin,  I  was  able  to  show  that  increasing  the 
normal levels of histone acetylation at both, the Xi and chromocenters, advances the onset of 
replication  of  such  regions. My  work  illustrates  the  importance  of  addressing  downstream 
effects of any epigenetic mark, as exemplified by the effects of disrupting the normal levels of 
DNA methylation at  chromocenters. Such manipulation  locally  increases histone acetylation 
at constitutive heterochromatin and thereby indirectly affects  replication timing of these re‐
gions.  Contrastingly,  histone  acetylation had  a  clear  effect  on  replication  timing without  af‐
fecting Xist RNA accumulation, histone or DNA methylation. We,  therefore, propose that the 
levels of histone acetylation directly influence replication timing. 
To directly  link histone acetylation to  the regulation of  the replication program, we need to 




RC  or  pre‐IC  formation  (Figure  31)  (Gauthier  and Bechhoefer,  2009).  Supporting  this  idea, 
TSA‐mediated histone hyperacetylation equalizes origin firing efficiency at some human loci 
(Kemp et al., 2005). In this context, the fact that unfavorable nucleosome positioning inhibits 
origin  firing  further  demonstrates  that  chromatin  structure  plays  a  role  in  origin  selection 
















Interestingly,  HDAC  inhibition,  like  knocking  out  HDACs  or  targeting  HAT  to  particular  re‐
gions (see results chapter 3 and (Knott et al., 2009; Vogelauer et al., 2002)), affects histone 
acetylation  by  changing  the  ratio  of  active  HAT  to  HDACs  globally  or  at  specific  loci.  It  is, 
therefore, conceivable that origin firing efficiency can be regulated by the local ratio of HAT to 
HDACs,  implying  that HATs  could be  an additional  limiting  factor defining origin  efficiency, 







of  pre‐RC  licensing,  where  the  hypoacetylated  heterochromatic  regions  might  need  more 
cycles of HBO1‐mediated acetylation than hyperacetylated euchromatic ones to achieve effi‐





restingly,  the  primase  inhibitor  actinomycin D, which  also  intercalates  into DNA and might 


















towards  early  origins when  competing  for  any  limiting  factor.  As  a  consequence,  origins  in 
hypoacetylated regions would not be able  to  fire efficiently until  the  limiting  factors are re‐
leased from early origins later in S‐phase (Figure 32). 
Our model gives rise to the following predictions that can be tested experimentally: 1st during 
M/G1, mammalian  origins would  be  bound  differentially  (both  temporally  and  in  the  total 
amount)  by  ORC  and  /  or  MCM with  a  preference  for  origins  situated  in  hyperacetylated, 
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euchromatic  regions;  2nd  this  enhanced pre‐RC  formation  /  licensing  results  in  preferential 
binding of a downstream pre‐IC factor; 3rd at the onset of S‐phase the limiting pre‐IC factor, 
likely Cdc45, is not bound at late origins; and 4th as S‐phase passes from the early to the late 





a. Histone hyperacetylation  in euchromatin  results  in  increased accessibility  for pre‐RC  factors.  I propose 
that  this open conformation due  to histone acetylation  is  reflected  in higher  levels of and  / or advanced 
MCM loading, leading to an advantage when competing for a limiting pre‐IC factor. On the other hand, he‐
terochromatic origins are more  tightly packed,  so  that even after HBO1‐mediated histone acetylation  in‐
crease, they are less accessible for pre‐RC formation and therefore less prone to bind the liming factor. As a 
consequence, hypoacetylated origins cannot  fire efficiently until  the  limiting  factor  is  released  from early 
origins.  Therefore,  I  propose  that  the  histone  acetylation  level  at  replication  origins  controls  their  firing 
efficiency. b. Temporal correlation between the molecular events at replication origins  leading to firing of 




























The parallels between  the replication dynamics  in  the developmentally opposite  systems of 
early embryos of flies and frogs and the differentiated mammalian cells, as well as their corre‐
lation with a transcriptionally inactive state, suggest that there might be a causative relation 





plain  the relationship between  transcriptional activity and replication  (a)synchrony  (Figure 
32): during late M / G1 pre‐RC are assembled and go through many rounds of licensing (Bow‐
ers  et  al.,  2004),  with  origins  in  hypoacetylated  regions,  like  the  Xi,  completing  these 
processes later than those in hyperacetylated regions (see discussion above). However, dur‐
ing G1 there is a certain probability that in euchromatic regions, the transcription machinery 













that  the replication onset  in  this  chromosome  is delayed  in  relation  to euchromatic  regions 
(Casas‐Delucchi et al., 2011). However, the lack of transcriptional activity in this chromosome 
would result in a lower probability of pre‐RC disassembly in G1, so that as the cell enters S‐
phase, most  licensed pre‐RC at  the Xi were actually assembled within a  short  time  interval. 
This simultaneous assembly and licensing of pre‐RC, which in silenced regions is not affected 
by  transcription,  is  subsequently  reflected  in  the  synchronous  origin  firing  at  the  Xi  and, 




Additionally,  a  further  conceivable way  of  achieving  fast  replication  of  the  Xi,  besides  syn‐

































Schematic  representation  of  the  temporal  order  of  assembly, disassembly  and  re‐assembly  of  pre‐RC  at 
replication origins in actively transcribed versus silenced regions. Disassembly and re‐assembly of pre‐RC at 








assessing  the  chromatin binding kinetics of particular  factors  involved  in  origin determina‐
tion and firing in the mammalian nucleus. These analyses should be done discriminating be‐
tween  hyperacetylated  euchromatin  versus  hypoacetylated  heterochromatin.  In  particular, 
























line with a  stable  inactivation of one of  the X chromosomes and sufficiently  frequent single 








be  interesting  to  assess  the  effects  of  the  treatments  or mutation  that  abolish  synchronous 
replication on Xi transcriptional silencing and assess whether abolishing synchronous replica‐




tinuing  the  project  on  the  targeting  of  chromatin modifiers  to  distinct  nuclear  regions, we 
next intend to change our current approach by using a Zinc finger major satellite DNA binding 
protein (Lindhout et al., 2007)  instead of MBD, because this protein  is  itself not  involved  in 
the recruitment of  further enzymes. To  target chromatin modifiers  to  the Xi, we propose  to 
use macroH2A.  Additionally,  we  intend  to  take  advantage  of  the  estrogen  receptor  to  trap 
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Movies  CC  1  –  2:  Time  lapses  of  control  (Movie  1)  and  treated  
(Movie 2) WT MEF progressing through S‐phase. 
 
 
